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La prise en charge de la douleur chez l’animal est une préoccupation grandissante. Au 
cours de ces trente dernières années, d’importants progrès dans ce domaine ont été réalisés et 
la gestion de l’analgésie chez l’animal s’est développée.  
 La douleur est à l’origine d’un processus morbide pouvant entrainer la mort de 
l’animal. En effet, elle peut avoir des conséquences sur de nombreuses fonctions de 
l’organisme telles que cardiorespiratoire, métabolique et même immunitaire. L’anesthésie 
générale a été mise en place et perfectionnée pour gérer correctement l’analgésie. Bien qu’elle 
apporte un grand confort au praticien, on assiste à l’émergence des techniques d’anesthésie 
locale et régionale. Cette évolution des pratiques en médecine vétérinaire est soutenue par la 
pression des propriétaires pour lutter contre la douleur de leur animal.  
 Chez l’homme, l’anesthésie loco-régionale (ALR) permet de se décharger totalement 
d’une l’anesthésie générale. En médecine vétérinaire, elle est, pour le moment, utilisée en 
simultanée mais permet tout de même de diminuer les doses utilisées. 
 Le recours à la technique d’anesthésie loco-régionale permet de mieux gérer la douleur 
per-opératoire tout en diminuant les effets secondaires de l’anesthésie générale (hypotension, 
ischémie…). Il y a une réelle optimisation du confort de l’animal et du praticien.  
 Différentes techniques existent à ce jour pour réaliser une ALR du membre thoracique, 
mais la difficulté réside dans la prise en charge de la région de l’épaule. C’est une zone 
d’accès plus complexe que le reste du membre.	  
	   Le but de cette thèse est de faire un point bibliographique sur les connaissances en 
terme de bloc paravertébral du plexus brachial. Nous tenterons de mettre en pratique ce bloc 
sur des cadavres de chien. Cette étude préliminaire pourrait permettre, par la suite, la mise en 
application sur modèle vivant. 
 Dans une première partie, après un rappel anatomique du plexus brachial, nous 







la littérature concernant l’anesthésie paravertébrale du plexus brachial. Notre deuxième partie 
présentera notre travail expérimental. Nous nous appliquerons à détailler le matériel et les 
méthodes utilisées pour notre étude. Par la suite, les résultats seront présentés avant d’engager 















Première partie :  







1. Description anatomique du plexus brachial  
 
1.1. Constitution des nerfs spinaux 
 
Les nerfs spinaux émergent tous de la moelle spinale en paires symétriques et sont 
disposés de façon métamérique.  
Chaque nerf spinal est formé par la réunion de deux racines, l’une dorsale, sensitive et 
pourvue d’un ganglion spinal, l’autre ventrale et motrice. Ce nerf sort du canal vertébral par le 
foramen intervertébral de même rang (Cf figure 1). 
 1)   
 
Figure 1 : Schéma d'un nerf spinal. 





Par convention, chaque nerf spinal est désigné par la lettre initiale de la région à 
laquelle il appartient, suivi du numéro de son rang : C1, C2… On compte huit paires de nerfs 
cervicaux. Chaque paire sort avant la vertèbre de même numéro sauf la dernière qui passe 
entre la septième vertèbre cervicale et la première thoracique. 
   
Le tronc du nerf spinal est très court. En effet, suite à la sortie du foramen intervertébral, le 








Figure 2 : Schéma de la distribution d'un nerf spinal. D'après Evans (2013). 
 
 
_ Le rameau méningé pénètre dans le foramen par un trajet rétrograde et innerve les 
vaisseaux, la dure-mère et les méninges du segment correspondant. 
 
 _ Le rameau communicant connecte le nerf spinal avec le tronc sympathique. 
 
 _ Le rameau dorsal se distribue aux structures de l’épisome qui sont situées 
dorsalement et latéralement aux arcs vertébraux et se séparent en deux branches principales : 
médiale et latérale. Ils animent des muscles mais peuvent aussi présenter une distribution 
cutanée. 
 
 _ Le rameau ventral dont la ramification est complexe et très diversifiée. Il se distribue 
aux structures de l’hyposome. Il se sépare également en branches médiale et latérale. Le 
rameau médial est principalement destiné aux muscles profonds et le rameau latéral aux 
muscles superficiels et surtout à la peau. Au niveau des membres, des rameaux peuvent 
former un réseau complexe, fait de l’entrecroisement de fibres nerveuses, constituant un 
plexus. C’est le plexus brachial qui innerve le membre thoracique. 
	  
1.2. Anatomie du plexus brachial 
 
 Le plexus brachial est un réseau de nerf formé par la convergence des rameaux ventraux 







existe en réalité certaines variations anatomiques concernant l’inclusion de C5 et T2. Selon 
Allam (1952) la répartition des différentes compositions du plexus brachial chez le chien est 
la suivante :  
 
Rameaux	  ventraux	  participant	  au	  
plexus	  brachial	  
Pourcentage	  
C6-­‐C7-­‐C8-­‐T1	   58.6	  %	  C5-­‐C6-­‐C7-­‐C8-­‐T1	   20.7	  %	  C6-­‐C7-­‐C8-­‐T1-­‐T2	   17.2	  %	  C5-­‐C6-­‐C7-­‐C8-­‐T1-­‐T2	   3.4	  %	  
 
Tableau 1 : Répartition des racines participant à la composition du plexus brachial du 
chien. 
 
 Les racines cervicales du plexus se retrouvent entre les muscles long du cou et les 
muscles scalènes pour converger en direction ventro-caudale. Ces diverses racines vont se 
réunir au niveau du bord crânial de la première côte et l’ensemble sort ventralement aux 
muscles scalènes pour entrer dans l’espace axillaire. 
 Dès ce niveau, le plexus émet ses premières branches qui se distribuent à la paroi du thorax et 
à l’épaule. Les autres nerfs se dirigent vers le membre thoracique. Nous utiliserons cette 





Figure 3 : Illustration schématique des 
principales racines à l'origine du plexus 







Les nerfs du plexus innervant les muscles extrinsèques du membre thoracique : 
 
- Le nerf brachio-céphalique : ce nerf n’est pas listé	   dans le Nomina Anatomica 
Veterinaria. Il est issu de C6 et C7.  Il passe directement en face latérale du membre, 
crânialement	  à	   l’épaule et se divise en deux rameaux terminaux. L’un est moteur du 
muscle brachio-céphalique, tandis que l’autre est sensitif de la région de l’épaule. 
 
- Les nerfs pectoraux crâniaux : ils sont constitués de fibres des nerfs cervicaux C6, C7 
et C8. Ils passent sur la face latérale du muscle pectoral ascendant et se distribuent aux 
muscles pectoraux superficiels (transverse et descendant), pour lesquels ils sont 
moteurs. 
 
- Le nerf thoracique long : il provient essentiellement de C7 et accessoirement de C6. Il  
court à	  la surface du thorax pour se distribuer au muscle dentelé	  ventral du thorax. Ce 
nerf est uniquement moteur. 
 
- Le nerf thoraco-dorsal : il émerge essentiellement de C8, avec un apport accessoire de 
C7 ou T1. Il évolue en direction dorso-caudale, en étroite relation avec l’artère de 
même nom, sur la surface médiale du muscle grand dorsal. Il ne se distribue qu’à	  ce 
seul muscle, le grand dorsal, pour lequel il est moteur. 
 
- Le nerf thoracique latéral : ses fibres proviennent des nerfs C8 et T1. Ce nerf se 
détache de la partie caudale du plexus brachial, croise la face médiale des muscles 
grand rond et grand dorsal puis se ramifie sur la face profonde du muscle cutané	  du 
tronc. Ces divisions se mêlent à	  celles des rameaux perforants des nerfs intercostaux 








- Les nerfs pectoraux caudaux : ils reçoivent, le plus souvent, leurs fibres de C7, C8 et 
T1. Ils se détachent de la partie initiale du nerf thoracique latéral et se portent en 
direction ventro-caudale entre le dentelé	  ventral du thorax et le pectoral ascendant. Ils 
apportent la motricité	  de ce dernier muscle, mais ne présentent pas de branche cutanée. 
 
 
Les nerfs du plexus innervant les muscles intrinsèques du membre thoracique : 
 
- Le nerf suprascapulaire : il reçoit ses fibres de C6 et accessoirement de C7. Il se 
dirige entre les muscles supra-épineux et subscapulaire. Il atteint le bord crânial du col 
de la scapula qu’il contourne pour épuiser ses divisions dans le muscle infra-épineux 
(moteur). En chemin, il a fourni des fibres motrices au muscle supra-épineux ainsi que 
des fibres sensitives à	   la capsule de l’articulation scapulo-humérale (Cf figure 4). Sa 
fonction réside dans l’extension et l’abduction du bras. 
	  
Figure 4 : Nerfs et artères de 
l'articulation de l'épaule 







- Les nerfs subscapulaires : ces nerfs moteurs sont souvent au nombre de deux. Ils 
proviennent de l’union des nerfs C6 et C7, avec parfois la participation de C8. Ils 
naissent sur la partie crâniale du plexus brachial et vont se diviser pour pénétrer dans le 








- Le nerf axillaire : ce nerf dépend principalement de la fusion des nerfs C7 et C8. C6 
peut parfois être présent. Il se dirige vers l’interstice formé	  par le muscle grand rond et 
le muscle subscapulaire en passant sur la face médiale de ce dernier. A ce niveau, il a 
émis le nerf du grand rond ainsi qu’un rameau à	  la partie caudale du subscapulaire. Il 
contourne et passe derrière l’articulation de l’épaule où	   il donne un grêle filet à	   la 
capsule (Cf figure 4). Il passe entre le muscle petit rond et le chef long du triceps 
brachial pour arriver sur la face profonde du muscle deltoïde. Là, il se termine en 
formant un bouquet de rameaux, les uns musculaires, les autres cutanés. Les premiers 
innervent les muscles petit rond, deltoïde et cléidobrachial. Les seconds rameaux vont 
former le nerf cutané	  brachial latéral crânial et le nerf cutané	  antébrachial crânial. Le 
premier nerf sensitif passe sur le bord caudal du muscle deltoïde pour se ramifier dans 
la peau de la face latérale du bras. Le second sort en partie distale du chef latéral du 
triceps brachial et se distribue à	  la peau de la face crâniale du coude, de l’avant-bras et 
de la main. Le nerf axillaire est un nerf mixte qui va contribuer à	   la flexion de 
l’articulation scapulo-humérale et à	  l’abduction du membre. 
 
- Le nerf musculocutané : il reçoit ses fibres majoritairement de C7 et avec une 
contribution inconstante de C6 et C8. Il quitte la partie crâniale du plexus brachial avec 
la racine latérale du nerf médian et se porte en direction ventro-caudale. Il passe 
médialement au muscle supra-épineux puis continue en suivant le bord crânial de 
l’artère brachiale. Au niveau de l’articulation du coude, il envoie un rameau 
communicant qui va rejoindre la racine médiale du nerf médian. Il aura déjà	  fourni des 
rameaux moteurs aux muscles biceps brachial et coracobrachial. Il restera alors deux 
rameaux. L’un plonge dans le muscle brachial (moteur), alors que l’autre constitue le 
nerf sensitif cutané	   médial de l’avant-bras. Il innerve la peau de la face médio-
dorsale de l’avant-bras jusqu’à	  la partie distale du carpe. 
 
- Le nerf radial : ses fibres proviennent de C6, C7, C8, T1 et éventuellement T2. Il est 
mixte mais à	  prédominance moteur, c’est le nerf de l’extension. Il suit l’artère axillaire 
et passe médialement au sous-scapulaire et au grand rond. Il se positionne ensuite 







triceps brachial. Il ressort sur la face latérale sous le chef latéral du triceps brachial. 
Durant ce trajet, le nerf radial donnera des rameaux musculaires pour les muscles 
brachial, anconé, triceps brachial et tenseur du fascia antébrachial. Un rameau sensitif 
est émis, c’est le nerf cutané	  brachial latéral caudal. Il se distribue à	  une petite surface 
en regard de la partie distale du muscle triceps brachial et de l’olécrane. Enfin, le nerf 
radial va se terminer en deux rameaux. Le rameau profond est destiné	  aux muscles 
dorsaux de l’avant-bras : les muscles extenseurs oblique, ulnaire et radial du carpe, les 
muscles extenseurs commun et latéral  des doigts. Quant au rameau superficiel, il 
devient le nerf cutané	  antébrachial latéral qui est sensitif pour le tégument dorso-latéral 
de l’avant-bras  et pour le tégument dorsal de la main. 
 
- Le nerf Médian : Il prend son origine des branches ventrales des nerfs C8 et T1 avec la 
contribution de C7 et T2. Il prend naissance par l’union de deux racines, latérale et 
médiale. La racine médiale est commune au nerf ulnaire jusqu’en regard de l’insertion 
humérale des muscles grand rond et grand dorsal. La racine latérale est confondue avec 
le nerf musculo-cutané	   jusqu’au niveau de l’articulation du coude où	   un rameau 
communicant lui fait rejoindre la racine médiale.  Etant la plus forte des deux, la racine 
médiale est souvent considérée comme le véritable nerf médian. Le nerf suit tout le 
long le trajet de l’artère brachiale puis celui de l’artère médiane. Il est moteur pour les 
muscles fléchisseur radial du carpe, fléchisseur profond des doigts et fléchisseur 
superficiel des doigts. A mi-hauteur de l’avant-bras, il a émis deux rameaux sensitifs 
pour la face palmaire : le nerf palmaire médial et le nerf palmaire latéral.  
 
- Le nerf ulnaire : il reçoit ses fibres des rameaux ventraux de C8, T1 et éventuellement 
T2. C’est aussi un nerf mixte. Il est associé	  au nerf médian, jusqu’au milieu du bras 
puis se sépare et s’éloigne de l’artère brachiale pour longer le bord crânial du chef 
médial du triceps brachial. Il émet alors une première branche sensitive qui devient le 
nerf cutané	  caudal de l’avant-bras dont l’aire sensitive s’étend jusqu’à	  la face palmaire 
du carpe. Ensuite, le nerf ulnaire rejoint et longe l’artère collatérale ulnaire et émet des 







des doigts et fléchisseur profond des doigts. Il permet ainsi la flexion du carpe et des 
doigts tout comme le nerf médian. 
  
Figure 5 : Innervation et vascularisation du membre thoracique du chien. Membre 










1.3. Distributions motrice et sensitive 
 
1.3.1. Innervation motrice du membre thoracique 
 
Nerfs	   Muscles innervés	   Fonction principale	  
N.brachiocéphalique	   M. brachiocéphalique	   Soulèvement du membre	  
N. thoraco-dorsale	   M. grand dorsal	   Traction du membre 
caudalement, propulsion	  
N. long-thoracique	   M. dentelé ventral du thorax	   Suspension du tronc	  





M. pectoral superficiel 	   Adduction du bras, port en 
avant du membre	  
Nn. pectoraux 
caudaux	  
M. pectoral profond	   Traction du membre 
caudalement.	  
N. suprascapulaire	  
M. supra-épineux	   Extenseur de l'épaule et 
avancement du membre	  
M. infra-épineux	   rotateur et abducteur de 
l'humérus	  
N. sous-scapulaire	   M. sous-scapulaire	   extension et adduction de 
l'épaule	  
N. musculocutanée	   M. biceps-brachial	  








M. coraco-brachial	   extenseur et adduction de 
l'épaule	  
M. brachial	   Flexion du coude	  
N. axillaire	   M. grand rond                                       	  
Fléchisseur de l'épaule et 
rotateur médial du membre	  
 	   M. petit rond	   agoniste du deltoïde	  
 	   M. deltoïde	   Fléchisseur, abducteur et 
rotateur latéral de l'épaule	  
N. radial	  
M. triceps-brachial                            
M. anconé                                                
M. brachioradial                                 
M. ulnaire latéral                               
M. extenseur radial du carpe                        
M. extenseur oblique du carpe    
M. extenseur commun et latéral 
des doigts	  
Extension du coude, du 
carpe et des doigts	  
N. median	  
M. fléchisseur radial du carpe         
M. fléchisseurs superficiel et 
profond des doigts	  
Flexion du carpe et des 
doigts, pronation de la main	  
N. ulnaire	  
M. fléchisseur profond des 
doigts  
M. fléchisseur ulnaire du carpe     
M. interosseux	  
Flexion du carpe et des 
doigts	  
 
Tableau 2 : Rôles moteurs des nerfs du plexus brachial. 
 
Le tableau 2 récapitule l’ensemble des nerfs et leurs rôles moteurs. 
	  








 D’après la description de chacun des nerfs du plexus brachial, ceux jouant un rôle 
sensitif ont été regroupé dans le tableau 3 ci-dessous : 
 
Nerf	   Territoire cutanée	  
N. brachio-céphalique	   Face latérale, crâniale et médiale de l’épaule	  
N. supra-scapulaire	   Face latérale de la capsule articulaire de l’épaule	  
N. axillaire	  
Face médiale de la capsule articulaire de l’épaule   
Face latérale du bras                                                              
Faces médiale et latérale de l'avant-bras	  
N. musculo-cutané	   Face crânio-médiale de l’avant-bras	  
N. radial	  
Face crânio-latérale de l'avant-bras                                                
Face dorsale du carpe, du métacarpe et des doigts	  
N. ulnaire	  
Face caudale des 2/3 proximaux de l'avant-bras                          
Face palmaire et latérale du métacarpe et doigt V	  
N. médian	  
Capsule articulaire du coude                                                      
Face palmaire des métacarpes et des doigts	  
 
Tableau 3 : Territoire d'innervation cutanée des nerfs sensitifs du plexus brachial. 
 
1.3.3. Innervation sensitive de l’épaule 
 
 D’après le tableau 3, les nerfs qui intéressent la sensibilité de l’épaule ainsi que la 
















Figure 6 : Schéma de l'aire cutanée du nerf 







Figure 7 : Schéma illustrant l'aire cutanée du nerf brachiocéphalique. D'après Evans 
(2013). 
 
Pour compléter et finir d’étudier la sensibilité de l’épaule, il faut se pencher sur la 
cartographie des dermatomes sensitifs que Kitchell a réalisé en 1980.  
En effet, ce scientifique a étudié les différents territoires d’innervation cutanée. Il a réuni les 
rameaux jouant un rôle dans l’innervation sensitive en 4 groupes :  







- Les branches cutanées dorsales (Dorsal Cutaneous Branches). 
- Les branches cutanées latérales (Lateral Cutaneous Branches). 
- Les branches cutanées ventrales (Ventral Cutaneous Branches). 
 
Cette étude des territoires sensitifs des nerfs spinaux permet de compter un nerf 
supplémentaire important au niveau de l’épaule, le nerf C5. La figure 8,  est une 
modernisation du schéma de Kitchell que Evans (2013) a repris. On peut voir que l’aire 
cutanée de C5 participe majoritairement à la sensibilité de l’épaule. 
	  
Figure 8 : Schéma des dermatomes des derniers nerfs cervicaux et des premiers 
thoraciques. D'après Evans (2013). 
 
 
 L’innervation sensitive complète de l’épaule est complexe. En étudiant les différents 
nerfs qui composent le plexus brachial, on a vu que les nerfs brachiocéphalique, axillaire et 
suprascapulaire donnent des fibres sensitives à l’articulation scapulo-humérale. En étudiant 
plus précisément le travail de Kitchell sur les aires cutanées, le rameau cutané ventral de C5 a 
été mis en évidence et se rajoute à la liste des nerfs à intégrer dans notre bloc. 
Finalement, si l’on désire anesthésier correctement la région de l’épaule, quatre nerfs, que 
nous venons d’identifier sont concernés : les nerfs axillaire, suprascapulaire, brachio-







Ce rameau cutané du nerf C5 ne fait pas réellement parti du plexus brachial. Pourtant il faudra 
tenir compte de son importance. 
 
	  




 Le principe de l’analgésie loco-régionale (ALR) est d’anesthésier un territoire desservi 
par un nerf ou un groupe de nerfs. On obtient ce blocage en injectant un anesthésique local à 
proximité du(des) nerf(s), interrompant ainsi la transmission du message de la douleur. 
Dans notre étude, c’est l’ALR périphérique (ou bloc nerveux périphérique) qui nous intéresse. 




 L’anesthésie loco-régionale est intéressante pour gérer la douleur de façon optimale. En 
humaine, lors de chirurgies, elle permet souvent de se décharger d’une anesthésie générale. Le 
patient reste conscient, les complications liées à une anesthésie générale sont alors évitées, et 
sa récupération est d’autant plus rapide. En canine, il est difficile de s’en passer, mais le bloc 
permet tout de même de réduire le niveau d’anesthésie générale. Les effets dépresseurs des 
systèmes cardiorespiratoires sont alors minimisés. De plus, en péri-opératoire, on va pouvoir 
diminuer les quantités d’analgésiques tels que les opioïdes et les anti-inflammatoires non 
stéroïdiens (AINS), diminuant ainsi leurs effets secondaires : 
- Les opioïdes injectés en systémiques peuvent entrainer des vomissements, une diminution 
de la motilité gastro-intestinale, une dépression respiratoire et une sédation (Haskins, 1992). 
- Les AINS, quant à eux,  peuvent avoir des effets délétères  sur la fonction rénale et le tractus 












Un anesthésique local (AL) se définit comme une substance qui inhibe de façon réversible la 
propagation des signaux le long des nerfs. Il est susceptible de produire des effets tels 
l’analgésie et la paralysie selon les fibres nerveuses touchées. 
 
2.3.2. La structure chimique 
 
 Tous les anesthésiques locaux (Als) présentent une structure de base commune 
composée de trois parties (Cf figure 9):  
•  un cycle aromatique (acide benzoïque ou para-amino-benzoïque) qui constitue le pôle 
lipophile, 
• une fonction amine (dérivé	  d’amine tertiaire de l’alcool éthylique) qui constitue le pôle 
hydrophile ionisable, 
• entre les deux se trouve une chaine intermédiaire, dont la longueur influe sur la 
liposolubilité ou l’hydrosolubilité de la molécule.  
 La liaison entre le cycle aromatique et la chaine intermédiaire est soit de type ester soit 
de type amide. On distingue ainsi deux classes d’anesthésiques locaux ; les aminoamides 




Figure 9 : Structure chimique de 
base des anesthésiques locaux. 








 Ces molécules amphiphiles conditionnent différentes propriétés physico-chimiques.  
 Le pôle lipophile joue un rôle dans la diffusion de la molécule. Plus la molécule est 
lipophile, plus elle diffuse à travers les membranes cytoplasmiques. Cela a une influence 
directe sur le délai d’action,  c’est à dire le temps de latence avant l’apparition d’une perte de 
sensation douloureuse. Mais on va voir par la suite que le pôle hydophile ionisable y participe 
également, il est indispensable. 
 La capacité à se lier aux protéines est aussi favorisée par la lipophilicité. Cela 
conditionne la durée d’action : les molécules les plus liées aux lipoprotéines sont restituées 
progressivement et ont donc un effet prolongé.  
 
2.3.3. Le degré d’ionisation 
 
 Les ALs sont des bases faibles. Il existe un équilibre entre la forme basique, non ionisée 
et la forme ionisée. Chacune de ces molécules est caractérisée par une constante d’acidité 
pKa.. L’équation d’Henderson-Hasselbalch établie la relation entre le pKa du couple, les 
concentrations des deux formes ionisées et non ionisées ainsi que le pH du milieu. 
Equation d’Henderson-Hasselbach :  pH = pKa + log [B] / [BH+] 
[B] = Concentration de la forme basique non ionisée 
[BH+] = Concentration de la forme acide ionisée 
	  
 Le pKa détermine en fonction du pH ambiant, la répartition de l’AL entre sa forme 
ionisée (hydrosoluble et active) et non ionisée (liposoluble, diffusible). Plus la valeur du pKa 
est supérieure au pH, plus il y a de molécules ionisées. Cet équilibre est important à connaître 
car seule la forme non ionisée est capable de traverser les membranes phospholipidiques alors 











2.3.4. Mode d’action 
 
- A l’échelle cellulaire 
Les ALs sont des molécules qui vont agir sur les cellules excitables donc dépolarisables, tels 
que les cellules nerveuses. Leur mode d’action est schématisé sur la figure 10. 
 Appliquée à proximité d’un nerf, la molécule va pénétrer à l’intérieur de la cellule 
nerveuse, grâce à sa lipophilicité et sa forme non ionisée. Une fois la membrane plasmique 
franchie, le pH intracellulaire (7,0) est un peu plus acide. Les formes neutres s’ionisent et vont 
se fixer sur les protéines de transports (canaux sodiques) empêchant l’entrée des ions sodium. 
Elles inhibent ainsi la formation d’un potentiel d’action ou en tout cas diminue fortement la 
vitesse de dépolarisation. La transmission de l’influx nerveux de la douleur est ainsi bloquée. 
On décrit parfois son effet comme une action stabilisatrice de la membrane cellulaire.  
	  
 
Figure 10 : Schéma du mode d'action 
des anesthésiques locaux au niveau des 
canaux sodiques transmembranaires. 






- A l’échelle du nerf 
Au niveau du neurone, ce blocage de la conduction induit par les anesthésiques locaux 
intéresse toutes les fibres nerveuses, qu’elles soient sensorielles, sensitives, motrices ou 
encore autonomes. Cependant, les fibres les plus fines et amyéliniques sont les plus sensibles. 
Il y a donc blocage en premier lieu des fibres C et A delta (fibres amyélinisées) qui sont les 







petit diamètre) qui sont responsables de la sensitivité viscérale. Enfin les fibres A alpha sont 
touchées en dernières. Ce sont les fibres de plus gros diamètre et sont très myélinisées. Elles 
sont responsables de la motricité. 
 Dans le cadre d’une anesthésie loco-régionale, il est parfois intéressant de doser le 




2.3.5. Propriétés pharmacocinétiques et pharmacodynamiques  
 
- La résorption 
Bien que les anesthésiques locaux s’utilisent en administration locale, ils sont capables de 
diffuser dans l’organisme par l’intermédiaire du compartiment vasculaire, c’est ce qu’on 
appelle le phénomène de résorption. Ce phénomène est largement conditionné par la 
liposolubilité de la molécule qui lui permet de traverser les membranes endothéliales. Mais la 
vitesse de diffusion dépend aussi de la vascularisation tissulaire. Ce phénomène de diffusion 
systémique n’est pas recherché en anesthésie loco-régionale car il peut entrainer, comme on 
va le voir par la suite,  des effets indésirables ou toxiques.  
 Pour limiter cet effet de résorption, on peut administrer à la préparation anesthésiante un 
vasoconstricteur comme l’adrénaline. Certains produits commercialisés contiennent déjà ce 
mélange. Ainsi, on limitera la diffusion systémique tout en prolongeant la durée d’action de 
l’anesthésique local. 
 
- Le catabolisme (Lemke, 2000) 
 Le catabolisme des amino-amides est exclusivement hépatique. Le cytochrome P450 est 
responsable de la désalkylation des molécules anesthésiques. Les amino-esters, quant à eux, 
sont hydrolysés par la cholinestérase plasmatique qui est une enzyme synthétisée par le foie. 
Il est important pour ces deux familles d’ALs de les utiliser chez des animaux présentant une 
bonne fonction hépatique. 








2.3.6. Toxicité et effets indésirables 
 
 Les ALs sont relativement sans danger à condition d’être correctement utilisés. Une 
dose excessive ou une administration, de façon accidentelle, par voie intra-veineuse sont les 
causes majeures de toxicité systémique. Néanmoins le phénomène de résorption  ne rend pas 
totalement sans risque l’emploi de ces molécules. 
 
- Toxicité neurologique 
 Les signes nerveux sont les premiers à apparaitre. Ils touchent le système nerveux 
central. Les premiers signes sont difficiles à évaluer car ce sont de simples engourdissements 
et somnolences. Puis des tremblements allant jusqu’aux convulsions peuvent apparaitre à des 
doses plus élevées. 
 Pour exemple, la dose intra-veineuse de lidocaïne pouvant déclencher des convulsions 
chez le chien est de 20.8 mg/kg de poids vif (Duke 2000).  
 
- Toxicité cardiovasculaire 
 Ces molécules peuvent bloquer les canaux sodiques des fibres myocardiques diminuant 
ainsi la force de contraction cardiaque. Il n’est pas rare d’observer des arythmies. A dose très 
élevée (4 fois celle de la dose donnant des convulsions), ces agents peuvent entrainer une 
bradycardie voire un arrêt cardiaque. 
Au niveau des vaisseaux sanguins elles entrainent  une vasodilatation entrainant des signes 
d’hypotension. 
Une dose de bupivacaïne de 1.2mg/kg est suffisante pour causer une dépression cardio-
vasculaire (Duke 2000). Le traitement adapté est à base de fluidothérapie et 









 La méthémoglobine est de l’hémoglobine dans laquelle le fer sous forme normalement 
d’ion ferreux (Fe2+) est oxydé en ion ferrique (Fe3+) le rendant inapte au transport de 
l’oxygène. De ce fait, l’oxygène ne sera plus distribué aux tissus entrainant une hypoxie 
tissulaire. Un chien peut tolérer jusqu’à 20% de méthémoglobine. Entre 20 et 50%, il 
présentera des signes d’abattement, de dyspnée ou encore de tachycardie. 
 Le traitement consiste en une oxygénothérapie et l’injection en IV de bleu de méthylène 
à  la dose de 1.5mg/kg. Cet antidote permet d’activer l’enzyme méthémoglobine-réductase qui 
pourra réduire la méthémoglobine en hémoglobine.  
 
- Toxicité tissulaire 
 Ces agents peuvent causer des irritations des différents tissus et notamment musculaires. 
Ce sont les molécules les plus liposolubles qui causent le plus de dommages. 
 
- Les réactions allergiques 
 Leur prévalence est difficile à préciser car elles peuvent être liées à l’AL lui-même ou 
aux conservateurs utilisés dans les préparations.  Les amino-esters sont les plus connus pour 
induire une réaction allergique locale voire un choc anaphylactique. Cette réaction allergique 
est souvent imputée au cycle acide para-aminobenzoïque.  
 
2.3.7. Molécules disponibles 
 
 C’est en 1884 que Carl Koller  présente pour la première fois  l’utilisation de la cocaïne 
pour anesthésier la cornée. Son emploi va ainsi se généraliser mais face aux importantes 
réactions toxiques, nerveuses et cardiovasculaires, les industriels pharmaceutiques 
s’appliquent à trouver de nouvelles molécules, dérivées de la cocaïne, mais répondant à des 










- La lidocaïne 
 Synthétisée pour la première fois en 1944, elle est de loin la molécule la plus largement 
utilisée en médecine vétérinaire. Elle agit rapidement en 10 à 15 minutes mais possède une 
durée d’action assez courte, de l’ordre de 1 à 2 heures.  
	  
Figure 11 : Structure chimique de la lidocaïne. 




 La lidocaïne est utilisée pour des infiltrations locales, les anesthésies régionales 
intraveineuses, les applications locales, les blocs nerveux et les anesthésies péridurales. 
Les doses intraveineuses (IV) pouvant entrainer des convulsions chez le chiens sont de 
20,8+/- 4 mg/kg (Duke, 2000) et chez le chat de 11,7 +/- 4.6 mg/kg. Ces doses toxiques ainsi 
déterminées, on ne dépassera pas les doses de 12 et 6 mg/kg respectivement chez le chien et le 
chat (Lemke, 2000). 
La lidocaïne fait partie des molécules pouvant entrainer la formation de méthémoglobine.  
 
- La mépivacaïne 
 C’est un amino-amide dont l’activité est assez proche de la lidocaïne. Elle agit 
rapidement, en 5 à 10 minutes et a une durée d’action d’environ 2 heures. 
	  
Figure 12 : Structure chimique de la 
mépivacaïne. D'après Rebondy (2006). 
 
 
 La mépivacaïne présente une toxicité moins importante que la lidocaïne (Prieto-







des convulsions est de l’ordre de 29 mg/kg chez le chien. Elle est utilisée à des doses usuelles 
de 5 mg/kg. 
La mépivacaïne peut être utilisée pour des infiltrations locales ou des blocs périphériques ou 
encore centraux comme l’épidurale. 
 
- La bupivacaïne 
 Cette molécule met plus de temps à agir, en 20 à 30 minutes, mais a une durée d’action 
plus longue, entre 3 et 4 heures. 
 La bupivacaïne permet un bloc différentiel. C’est-à-dire que son administration produit 
un bloc sensoriel mais le bloc moteur est limité (Wenger 2005). Etant donné sa durée d’action 
et ce mode d’action sélectif, la bupivacaïne est l’AL de choix pour la gestion de la douleur 
chez les carnivores domestiques. 
	  
Figure 13 : Structure chimique de la bupivacaïne. 
D'après Rebondy (2006). 
 
 
 En cas de passage intravasculaire, la toxicité est environ quatre fois supérieure à celle de 
la lidocaïne. Sa forte toxicité cardio-vasculaire peut être à l’origine d’un arrêt cardiaque si la 
molécule est directement injectée par voie IV. L’apparition de convulsions est déclenchée 
avec des doses de 4,3 +/- 0,36 mg/kg chez le chien (Duke 2000) contre 3.8 +/- 1.0 mg/kg chez 
le chat (Lemke 2000).  










- La ropivacaïne 
 Il s’agit d’un AL récent. Il est intéressant dans la mesure où il agit assez rapidement (5-
10 minutes), pour une durée d’action longue. De plus, il possède une toxicité  
cardiovasculaire moindre que la bupivacaïne. La dose toxique entrainant des convulsions est 
de 5 mg/kg. La ropivacaïne est habituellement utilisée à une dose de 3,0 mg/kg. 
 
 
Figure 14 : Structure chimique de la ropivacaïne. 
D'après Rebondy (2006). 
  
 
 Tout comme la bupivacaïne, la ropivacaïne génère peu de blocs moteurs. Elle est très 
utilisée en humaine pour des infiltrations analgésiques, mais on peut aussi l’utiliser pour les 
blocs périphériques ou centraux tels que les rachianesthésies. 
 La ropivacaïne est peu utilisée en médecine vétérinaire. En effet, son coût et sa faible 
disponibilité sont des freins à son utilisation.  
 
- La tétracaïne 
 La tétracaïne est le seul amino-ester que nous traiterons. Le délai d’action et la durée 
d’action sont longs.  Elle est active localement, son utilisation se limite aux applications 
locales car elle est très toxique en voie générale. Elle est très utilisée en ophtalmologie et 
facilite la réalisation d’examens des annexes de l’œil. 
	  
Figure 15 : Structure chimique de la 








 Elle ne doit pas être utilisée de façon répétée car elle provoque une altération de 
l’épithélium cornéen. 
 On l’utilise aussi dans des mélanges (lidocaïne, tétracaïne et adrénaline) que l’on 
applique aux plaies pour produire une analgésie de surface. 
 
 
2.3.8. Bilan des ALs 
 
  
 Globalement on s’aperçoit qu’en augmentant le pKa, on déplace l’équilibre vers la 
forme non ionisé. Ainsi, on augmente le délai d’action c’est à dire le temps de latence avant 
l’apparition d’une perte de sensation douloureuse, mais on augmente aussi en parallèle la 
durée d’action. La zone infiltrée présente une analgésie suffisante  durant un temps augmenté. 






ionisée	  à	  pH	  







Lidocaïne	   7,7	   65	   25	   10-15	   1-2	  
Mépivacaïne	   7,6	   75	   39	   5-10	   2-2,5	  
Bupivacaïne	   8,1	   96	   15	   20-30	   2,5-5	  
Ropivacaïne	   8,0	   94	   17	   15	   2,5-4	  








3. Le bloc paravertébral du plexus brachial, les données de la littérature. 
 
3.1. Intérêt du bloc paravertébral du plexus brachial (BPPB) 
 
 Chez le chien il existe deux types de techniques pour réaliser un bloc du plexus 
brachial. Traditionnellement le bloc du plexus brachial est effectué dans l’espace axillaire 
mais le bloc par abord paravertébral commence à émerger. 
 Habituellement, le bloc est effectué en injectant l’anesthésique local dans un plan 
paramédian, entre la cage thoracique et l’épaule. Guilherme (2008) y a visualisé différents 
nerfs du plexus brachial : les nerfs musculocutané, radial, médian et ulnaire. De nombreuses 
publications font état de désensibilisation du membre thoracique suite à la réalisation de ce 
type de bloc (Nutt 1962, Futema 2002). Mais ces différentes techniques permettent seulement 
d’anesthésier les parties du membre thoracique distales à l’épaule. En effet c’est dans cet 
espace axillaire que le contingent de nerfs pour la région proximale du membre thoracique et 
celui pour la région distale se séparent en deux.   
 Pour anesthésier l’épaule, il a fallu trouver une méthode de bloc plus crâniale. La 
technique de bloc paravertébral du plexus brachial a ainsi été créée. 
 
3.2. Différentes techniques 
 
3.2.1. En aveugle 
 
 L’aiguille est dirigée en aveugle jusqu’au site d’injection. La manipulation se base 
uniquement sur l’emploi de repères anatomiques fiables et identifiés préalablement. Cette 
méthode nécessite donc une connaissance parfaite de l’anatomie.  
Les limites de la technique sont vite atteintes sur des animaux très musclés ou obèses pour 
lesquels ces repères anatomiques ne seront plus discernables. 
De plus, travailler en aveugle comporte certains risques. Il y a tout d’abord celui d’injecter en 
IV, même si il est minoré par une aspiration au préalable afin de s’assurer que l’aiguille est 







sanguin formant alors un hématome et augmentant ainsi les risques de pseudo-anévrismes. 
Enfin, l’aiguille peut aussi toucher un nerf entrainant alors des neuropathies allant d’une 
douleur plus ou moins persistante à une paresthésie. La récupération est souvent complète 
avec le temps, mais il arrive aussi que les lésions soient irréversibles. 
 
Dans la littérature, une seule publication a tenté de réaliser un BPPB en aveugle :  
-  Hofmeister (2007) a décrit une méthode sur des cadavres de chiens placés en 
décubitus latéral. Ces chiens étaient tous de conformation très mince. Il explique qu’il 
faut repérer les processus transverses à partir de la scapula pour repérer par la suite 
chaque foramen intervertébral. Pour les blocs de C6, C7 et C8, l’aiguille est enfoncée 
à 45° du plan horizontal , 2-3 cm latéralement au plan médian. Pour le bloc de T1, 
l’aiguille est insérée à 90° du plan horizontal, 2-3 cm latéralement au plan médian. 
Dans 30% des cas, le dépôt de bleu de méthylène a fonctionné.  
 
Les techniques à l’aveugle sont aujourd’hui délaissées au profit de techniques assistées pour 
plus de précision. Elle reste encore courante, chez le chien, pour certains nerfs superficiels, 
comme les nerfs de la face. 
 
3.2.2. Technique assistée par neurostimulation 
 
 La neurostimulation (NS) pour l’ALR a fait son apparition il y a 50 ans en médecine 
humaine. Depuis quelques années, elle s’est développée en médecine vétérinaire.  
 Cet outil utilise un courant électrique afin de stimuler les fibres motrices d'un nerf pour 
produire des contractions musculaires. Le courant est appliqué à la pointe d’une aiguille 
isolée. La progression de l’aiguille  en direction du nerf entraîne une augmentation de 
l’amplitude de la réponse musculaire. Pour localiser précisément le trajet nerveux, il convient 
de diminuer progressivement l’intensité de la stimulation pour obtenir la réponse musculaire 







est dans l’environnement immédiat du nerf. Cette aide technique se limite aux nerfs moteurs 
ou mixtes puisque la stimulation d’un nerf sensitif n’entraine aucune contraction musculaire. 
 
	  
Figure 16 : Un neurostimulateur avec son aiguille isolée. D'après Poupeau (2009). 
 
	  
 La NS a permis de se rapprocher considérablement des nerfs et ainsi d’améliorer la 
qualité du bloc nerveux. Cette technique ne dispense pas de l’utilisation des repères 
anatomiques : 
- Lemke (2008) a décrit une technique de bloc paravertébral du plexus brachial assistée 
par électrostimulation. Dans un premier temps, un index est placé	  ventralement au 
processus transverse de la 6ème vertèbre cervicale pour identifier les  deux marges 
(crâniale et caudale) de ce processus. L’aiguille est ensuite insérée de part et d’autre, 
dans une direction dorso-médiale pour réaliser le bloc C6 et C7. Dans un second 
temps, l’épaule est déportée caudalement. L’index doit être placé	  ventralement à	   la 
tête de la première côte. De la même façon l’aiguille est enfoncée au niveau de la 
marge crâniale pour bloquer C8 et au niveau de la marge caudale pour atteindre T1. 
- Viscasillas (2013) a repris les repères anatomiques décris par Lemke (2008) pour 







neurostimulation, ce bloc a été effectué sur un jeune labrador afin d’effectuer une 
arthroscopie. L’analgésie semble avoir été satisfaisante. 
  
 Nous n’avons pas d’information à propos du taux de succès de la technique de NS pour 
un BPPB. En revanche dans d’autres techniques de bloc, elle a permis d’augmenter le taux de 
réussite mais il peut varier de 63% (Chan 2007) à 85% ( Fanelli 1999, Carles 2001). 
Travaillant encore ici « en aveugle », certaines complications subsistent. Des lésions 
vasculaires peuvent être observées du fait de la proximité parfois étroite entre vaisseaux et 
nerfs.  
 Récemment l’emploi de cette technique a été mis à mal. En effet, certains auteurs 
comme Porter en 2005 ou encore Tsai en 2008 ont réussi à prouver que l’intensité de 
stimulation n’était pas un indicateur totalement fiable de la position de l’aiguille par rapport 
au nerf. Des travaux expérimentaux ont clairement montré que même des stimulations de 
forte intensité (1mA) n’étaient pas à l’origine de contraction musculaire, alors que l’aiguille 
se trouvait à proximité d’un nerf voire même en position intraneurale. 
 
 La NS a permis d’améliorer le taux de succès de la réalisation d’un bloc nerveux 
périphérique. Mais les inconvénients rencontrés ont motivé l’évolution des techniques d’ALR 
afin de perfectionner encore la technique. Malgré tout, la NS est encore utilisée en médecine. 
 
3.2.3. Assistée par échoguidage et Doppler 
 
 Les observations faites suite aux résultats de la technique de neurostimulation ainsi que 
le développement de l’imagerie ont favorisé le développement d’une nouvelle technique 
employant l’échographie. 
 L’échographie va permettre de visualiser les structures organiques et ainsi de repérer les 
nerfs. On peut alors voir l’avancée de l’aiguille en direction du nerf ciblé ainsi que la 
distribution en temps réel de l’anesthésiant proche du nerf. On peut d’une part, choisir le 







où la diffusion du produit est inadéquate. Cette technique permet, en théorie, de réaliser un 
bloc de façon optimale. A l’heure actuelle, une seule publication a tenté d’utiliser cette 
technique  pour le BPPB : 
- Hadley (2009) a tenté	  de réaliser un BPPB sur des cadavres de chiens. Il a injecté	  du 
bleu de méthylène au niveau de C6, C7, C8 et T1 puis a utilisé	  la tomodensitométrie 
pour visualiser les résultats. Il semble, d’après lui, que ce BPPB soit tout à	   fait 
réalisable.  
 
 En humaine, des études sur différents blocs nerveux, ont comparé l’échoguidage et la 
neurostimulation (Oberndorfer 2007, Ootaki 2000, Kapral 2008, Ponde 2013). Ils ont à 
chaque fois prouvé que l’échographie était plus efficace. Le taux de réussite est toujours élevé 
à plus de 90%. Par exemple, l’étude de Ponde (2013) compare la réalisation d’un bloc 
sciatique avec ces deux méthodes. Le taux de succès n’est que de 76% pour la 
neurostimulation alors qu’il avoisine 96% par échoguidage.  
 De plus, l’échoguidage permet de diminuer notablement les volumes d’anesthésique 
local nécessaire, diminuant ainsi le risque toxique. Enfin, en visualisant le nerf ainsi que 
l’ensemble des structures adjacentes (vaisseaux sanguins…), le risque lésionnel diminue.  
 En médecine vétérinaire de telles comparaisons n’existent pas encore pour le BPPB, 
mais on peut espérer des résultats similaires. 
  
 Le frein majeur à la réalisation sous guidage échographique est l’apprentissage 
spécifique de la manipulation de l’échographe.  
 
   - Images échographiques 
 En coupe transversale, le nerf présente une section ronde ou ovalaire. Selon la qualité de 
l’échographe, les nerfs ne présentent pas le même aspect. Globalement, ils présentent une 









Figure 17 : Image échographique de 
nerfs du plexus brachial. D'après Mahler 
(2014). 





 Les nerfs sont des structures globalement de petite taille qu’il ne faut pas confondre 
avec d’autres éléments tels que les vaisseaux sanguins, qui sont souvent de taille similaire. 
L’artère est identifiée par son caractère pulsatile ou par le flux qui la traverse, que l’on 
visualisera au doppler (Cf figure 17). La veine, quant à elle, est identifiée par son écrasement 
sous la pression de la sonde d’échographie mais aussi par doppler.  
 Le site paravertébral où nous voulons réaliser un bloc périphérique est particulier car les 
nerfs sont entourés de structures osseuses. A l’échographie, l’os est un tissu très dense qui 
entraine une réflexion très importante des ultrasons. On observera donc la surface de l’os très 
échogène sans image derrière en raison du cône d’ombre formé. Pour notre BPPB, nous 
risquons de ne pas observer directement les nerfs, il faudra nous aider des structures voisines 
pour nous repérer. 
 
   - Echoguidage et neurostimulation 
 Pour la réalisation de nombreux blocs périphériques, la neurostimulation et 
l’échographie sont souvent utilisées conjointement pour « plus de sécurité ». 
 Certains auteurs pensent qu’il est intéressant de combiner ces deux techniques pour une 
parfaite maitrise des blocs nerveux périphériques. Mais quelques auteurs ont montré que  les 







Chan 2007). Robards a comparé l’injection d’AL au niveau du nerf sciatique en utilisant soit 
la technique d’échoguidage seule soit associée à la NS. S‘il n’y a pas de différence 
significative quant au succès du bloc nerveux, il a par contre prouvé que l’association de ces 
deux méthodes augmentait le temps de réalisation d’un bloc, 130s contre 62s pour 
l’échographie seule.  
 L’association de ces deux techniques n’a jamais été réalisée dans le cadre d’un BPPB, 
on ne sait donc pas encore si cette méthode augmenterait ou non le taux de réussite. 
 
 La technique de bloc par échoguidage semble prendre, petit à petit, de l’ampleur en 
médecine humaine et commence à apparaitre dans la sphère vétérinaire. Si son utilisation 
parait très intéressante en théorie, il semblerait qu’une bonne maitrise de la technique soit 
indispensable pour obtenir de bons résultats. A l’heure actuelle, nous ne sommes pas en 
mesure de confirmer que cette méthode est la plus adéquate pour un BPPB. 
 
 
3.3. Complications particulières à la réalisation du BPPB 
 
3.3.1. L’hémiparalysie diaphragmatique 
 
 De chaque côté du thorax se trouve un nerf phrénique (gauche et droit). Ils prennent 
chacun leur origine de trois racines provenant des nerfs cervicaux C5, C6 et C7 (voir figure 
18 ci-dessous). Pour chaque nerf phrénique, ces racines se rejoignent au niveau du plexus 
brachial. Le nerf phrénique, ainsi constitué, pénètre dans le médiastin crânial qu’il parcourt en 
direction caudale. En descendant dans le thorax, il assure l’innervation de la plèvre, du 
médiastin et du péricarde pour finir sur le diaphragme. Là, il va innerver une partie du 








Figure 18 : Schéma du plexus brachial. Mise en évidence du nerf phrénique. D'après 
Anderson 1994. Nerf phrénique latéral droit. 
 Certaines études ont évalué les conséquences d’une parésie phrénique unilatérale. Elles 
ont montré que, lors d’une paralysie hémidiaphragmatique, il y a une légère compensation 
musculaire (muscles costaux, parasternaux, transverse) (Katagiri, 1994) et l’hémidiaphragme 
intacte se contracte davantage (Takeda, 1991). D’après Stradling (1987), dans le cas d’une 
paralysie unilatérale, il y a donc une compensation mécanique qui permet de stabiliser la 
physiologie respiratoire. En revanche, si la paralysie est bilatérale, des modifications 
physiologiques apparaissent (ventilation, pressions CO2), augmentant ainsi les risques pour le 
patient.  
Le bloc du nerf phrénique unilatéral reste sans conséquence chez un sujet sain (dénué de 
trouble respiratoire). Si la paralysie est bilatérale, il semble qu’elle puisse être tolérée chez un 
animal sain mais il est préférable de l’éviter.   
En humaine, c’est le bloc interscalénique qui est utilisé pour anesthésier la région de l’épaule. 







ce bloc est couramment utilisé pour les chirurgies de l’épaule car il n’a aucune répercussion 
clinique. En revanche, il est contre indiqué chez les patients atteints d’insuffisance respiratoire 
chronique ou de troubles cardiaques. 
 
 
3.3.2. Blocage du système nerveux sympathique 
 
 En cas d’injection par erreur d’AL dans le foramen vertébral, le système nerveux 
sympathique peut être inhibé. Ce système nerveux fonctionne sur un modèle à deux neurones. 
Le neurone pré-ganglionnaire, dont les corps cellulaires se situent dans la moelle spinale,  
réalise une synapse dans le ganglion à la sortie des foramen vertébraux. Le neurone post-
synaptique va innerver les différents tissus cibles, notamment le cœur et les vaisseaux 
sanguins. En bloquant ce système nerveux sympathique, une bradycardie associée à une 
vasodilatation peuvent entrainer une grave hypotension qui peut être mortelle si une gestion 
médicale n’est pas rapidement mise en place. 
 
 
3.3.3. Syndrome de Claude Bernard-Horner 
 
 Le système nerveux sympathique participe à l’innervation de l’œil (Cf figure 19), il se 
décompose en trois types de neurones connectés. 
 Les neurones centraux ont pour origine l’hypothalamus et descendent par la moelle 
spinale. Certains forment des synapses avec les corps cellulaires des neurones pré-
ganglionnaires, au niveau des premiers segments nerveux thoraciques (T1, T2 et T3). Ces 
fibres pré-ganglionnaires sortent par les rameaux communicants pour circuler par le biais de 
la chaine sympathique paravertébrale. Elles traversent le ganglion cervico-thoracique puis 
continuent crânialement et réalisent leurs synapses dans le ganglion cervical crânial. Certaines 
fibres post-ganglionnaires, sortant de ce ganglion, vont suivre la branche ophtalmique du 
trijumeau. Elles vont entrer dans le globe oculaire où elles innervent différentes structures : le 









Figure 19 : Anatomie du système nerveux sympathique de l'oeil. D'après Troyano (2005). 
Légendes :  
1 : troisième neurone (post-ganglionnaire)               5 : vertèbres thoraciques (T1 ;T2 ;T3) 
2 : ganglion cervical crânial                                      6 : premier neurone (neurone central) 
3 : deuxième neurone (pré-ganglionnaire)                7 : centre hypothalamique 
4 : rameau communicant 
 
 Le syndrome de Claude Bernard Horner est lié à un déficit de ce système nerveux 
sympathique cervical et se définit par différents signes oculaires : ptose palpébrale, 
procidence de la membrane nictitante, myosis, enophtalmie et congestion oculaire.  
 Plusieurs causes peuvent être à l’origine d’un tel syndrome. En ce qui nous concerne, 
c’est le dépôt d’AL lors de la réalisation d’un BPPB qui pourrait engendrer de tels signes 
cliniques. La racine nerveuse de C8 est très proche de T1, la dissémination de l’AL au 
moment de l’injection pourrait atteindre les fibres nerveuses sympathiques. Viscasillas (2013) 
a évalué ce phénomène en effectuant un BPPB sur un chien de race Labrador Retriever. Si 
aucune lésion nerveuse n’est associée au bloc, ce syndrome est réversible. Chez ce chien, les 




 En cas de ponction de la cavité thoracique par l’aiguille, il est possible d’observer des 
signes de pneumothorax : dyspnée, tachycardie, anxiété, douleur thoracique, emphysème sous 







En humaine, ce risque semble assez faible. D’après Neuburger (Neuburger, 2000), en 
réalisant  un bloc brachial interscalénique, le risque de pneumothorax est  faible (autour de 0.2 
à 0.7%). 
Lors de la réalisation d’un bloc, il conviendra de parfaitement maîtriser le trajet de l’aiguille.  
  
3.4. Indication du bloc paravertébral du plexus brachial 
 
On peut imaginer tout un panel d’applications pour le BPPB.  
3.4.1. Les chirurgies de l’épaule 
 
 La gestion de l’analgésie pour toute chirurgie au niveau de l’épaule pourrait être gérée, 
que ce soit pour une exérèse de masse ou la gestion d’une fracture. 
 Les fractures de la scapula, bien qu’elles ne représentent que 0.5 à 2.4% des fractures 
chez les carnivores domestiques, nécessitent une réduction ouverte pour la pose d’une plaque 
de forme particulière (Cf Figure 20). Les fractures proximales de l’humérus sont, elles aussi, 
peu fréquentes mais peuvent être réduites de différentes manières (pose de plaque, vis de 
traction…) selon le type de fracture. 
	  	  
Figure 20 : Réduction d'une fracture du col de la 















 On utilise l’arthroscopie pour explorer visuellement une articulation (le cartilage, le 
liquide synovial, les ligaments, la capsule), elle sert alors d’outil diagnostic. Elle peut 
également être utilisée comme technique chirurgicale « mini-invasive ». Plutôt que d’ouvrir 
l’articulation, des petites incisions vont permettre de faire passer la caméra et le matériel 
nécessaire pour opérer sans exposition du milieu intra-articulaire. 
 L’indication la plus fréquente chez le chien est l’ostéochondrite disséquante de la tête 
humérale. C’est une maladie de croissance qui entraîne un épaississement du cartilage, 
jusqu’à son décollement de l’os sous-chondral. L’inflammation articulaire qui résulte de la 
libération d’un fragment articulaire est source d’inconfort, donc de boiterie. A l’état chronique 
cela favorise le développement d’arthrose.  
 L’arthroscopie de l’épaule permet alors à la fois de confirmer le diagnostic et de traiter 
la maladie par le retrait du cartilage atteint et le curetage de l’os. 
 Le bloc paravertébral pourrait voir son utilisation se répandre avec le développement de 
l’arthroscopie. On compte à ce jour une application. C’est celle de Viscasillas (2013). Il a 
réalisé un bloc paravertébral du plexus brachial par neurostimulation pour anesthésier l’épaule 
d’un labrador afin d’y effectuer une arthroscopie exploratrice. L’analgésie semble avoir été 
gérée correctement. Le patient n’a pas requis d’analgésie supplémentaire, mais le monitoring 
des paramètres (fréquence cardiaque, fréquence respiratoire, pression artérielle) n’est pas 
détaillé. 
 
Conclusion bibliographique  
 
 Selon la zone de réalisation, le bloc du plexus brachial n’atteint pas les mêmes 
territoires. Si on veut atteindre l’épaule c’est un bloc paravertébral qu’il faut effectuer. Dans 
la littérature, aucune publication n’a évoqué la réalisation d’un bloc paravertébral en incluant 
le rameau ventral du nerf cervical C5. Pourtant, comme on a pu le voir en étudiant l’anatomie 
du plexus brachial, sa participation à la sensibilité cutanée de l’épaule est loin d’être 
négligeable. Pour parfaire un bloc complet de l’épaule, les nerfs spinaux à atteindre sont donc 







 En utilisant l’échographie nous espérons effectuer des blocs de bonne qualité.  
 Notre travail expérimental va consister en la réalisation d’un BPPB sur un cadavre de 
chien. Nous injecterons du bleu de méthylène afin de valider la méthode.  
 Ce travail est effectué en vue de la réalisation de ce bloc sur animal vivant, ce qui n’a 
















Deuxième partie :  







1. Matériel et méthode 
	  
L’ensemble des expériences ont été réalisées sur des cadavres de chiens de race « Beagle » 
provenant du « Centre d’élevage du domaine des Souches » à Mézilles (89). Avant 
euthanasie, ces chiens étaient en bonne santé, ils présentaient tous un bon état général et un 
état d’embonpoint optimal. 
 
1.1. Repères anatomiques 
	  
	   Tout d’abord, une dissection de la région du plexus brachial est réalisée sur un cadavre 
de chien fixé et conservé au formol. L’objectif est de visualiser l’ensemble des nerfs 
constituant le plexus brachial, jusqu’à leurs origines vertébrales. On n’oubliera pas le nerf 
phrénique que l’on veut aussi mettre en évidence. Cette visualisation claire de l’ensemble des 
structures nerveuses ainsi que celles environnantes semble importante avant de démarrer notre 
étude. 
 
 La dissection a démarré dans la partie ventrale du cou. On cherche à visualiser dans un 
premier temps la trachée afin de suivre celle-ci jusqu’à l’entrée du thorax. Cela facilite la 
visualisation, dans un second temps, du plexus brachial (Cf figure 21). Enfin, le dernier temps 
de la dissection consiste à suivre les différents nerfs qui composent ce plexus brachial  pour 































Figure 21 : Modèle de dissection de la partie cervicale ventrale chez le chien jusqu'au 
structures profondes. Photographie de la dissection (A), schéma légendé (B). D’après 
Stanley (2009). 










Etapes de la dissection : 
- La dissection démarre avec le chien positionné en décubitus dorsal. Il faut retirer la 
peau et le fascia superficiel pour visualiser les muscles de la région cervicale ventrale. Puis il 
faut  disséquer les muscles sterno-céphaliques, sterno-hyoïdien puis sterno-thyroïde jusqu’à la 
visualisation de la trachée. A cette étape, il faut faire attention à ne pas trop disséquer de part 
et d’autre de la trachée car des nerfs important comme le nerf phrénique doivent être 
conservés. La dissection doit suivre la trachée jusqu’à l’entrée du thorax.  
- Après avoir dégagé correctement la peau en région pectorale,  nous avons prolongé 
la dissection dans le creux du membre thoracique en face médiale. Pour cela il faut mettre le 
membre en abduction. On facilitera alors l’accès au plexus brachial. Nous avons retiré les 
muscles pectoraux superficiels (descendant et transverse) et partiellement le muscle brachio-
céphalique (cleïdo-brachial) pour découvrir, sous ces muscles, le plexus brachial. Ce dernier 
est facilement repérable car il forme de nombreux faisceaux nerveux de gros diamètre. Une 
fois isolé, on coupe ces nerfs pour dégager le membre thoracique de la cage thoracique. 
- L’animal peut ensuite être positionné en décubitus latéral pour continuer la 
dissection. En partant de l’ensemble des nerfs du plexus brachial, il faut remonter et suivre 
ces derniers jusqu’à leurs origines vertébrales. Il faut bien identifier le nerf phrénique qui 
forme un nerf isolé qui se dirige plus crânialement. Il permet de remonter jusqu’au rameau 
ventral du nerf C5.  
- En remontant vers les vertèbres, d’autres couches de muscles sont retirés : les 
muscles cléido-céphalique (partie du brachio-céphalique), omo-transversaire, scalènes, 
longissimus du cou et le dentelé du cou. Lorsqu’on arrive au niveau des vertèbres, celles-ci 
sont dégagées en enlevant les muscles juxtavertébraux du cou (muscles intertransversaires 
dorsaux et ventraux du cou). 
- Enfin la première côte peut être isolée en retirant les muscles intercostaux afin de 








1.2. Vérification de l’approche paravertébrale. 
 
 Cette étape permet de s’assurer que le positionnement de la sonde est correct, c’est à 
dire que l’on visualise bien la zone de départ des nerfs spinaux.  
 Le chien est placé en décubitus latéral, le cou est bien droit dans l’axe de la tête. Une 
tonte est réalisée sur la partie latérale du cou ;  de la base de l’épaule jusqu’au tiers proximal 
du cou.  La sonde échographique est placée contre les vertèbres dans un plan oblique (Cf 
figure 21). On cherche à visualiser les espaces vertébraux avec le départ des nerfs. Pour 
s’assurer que notre approche est correcte, un repère est marqué sur le cou du chien à l’endroit 
du positionnement de la sonde. Le chien est congelé afin de pouvoir réaliser une coupe 
anatomique qui suivra le même axe que la sonde échographique. Le positionnement de la 
sonde pourra ainsi être validé. 
Le matériel mis à disposition est un échographe Imagic Agile® de la marque « Kontron 
medical ». La sonde employée est une sonde linéaire multifréquence, réglée à une fréquence 
de 12 MHz.	   
	  
Figure 22 : Illustration du positionnement de la sonde échographique. 







1.3. Injection du bleu de méthylène  
 
 Ce dernier travail consiste en la réalisation d’injections sur un cadavre de chien au 
niveau des foramen intervertébraux pour atteindre les nerfs spinaux désirés, c’est à dire C5, 
C6, C7 et C8. L’échographie nous aidera dans cette réalisation. Ce n’est pas un AL qui est 
administré mais du bleu de méthylène pour pouvoir visualiser notre travail. Ensuite, le 
cadavre est congelé et des coupes anatomiques transversales sont effectuées au niveau de 
chaque site d’injection. L’objectif est de visualiser le colorant histologique in situ et de faire 
une critique des sites d’injection.  
 Pour ce travail, le chien est positionné en décubitus latéral. Il est tondu sur la partie 
latérale de l’épaule, du processus transverse de la 3ème vertèbre cervicale jusqu’à la base de 
l’épaule. Le membre thoracique accessible est étiré le plus caudalement possible. 
 Le matériel échographique utilisé est identique à celui de l’étude précédente. Les 
images sont effectuées à l’aide d’une sonde linéaire multifréquence, réglée à une fréquence de 
12 MHz.  
 L’injection échoguidée est effectuée avec du bleu de méthylène à 1%. Pour chacun des 
nerfs, un  faible volume de 0,3 ml est injecté pour plus de précision. Toutes les injections sont 
effectuées à l’aide d’une aiguille 18 G - 40 mm. La sonde est positionnée selon le plan 
oblique validé au préalable. Une fois les processus transverses correctement identifiés, 
l’aiguille doit être introduite crânialement à la sonde et orientée de façon caudoventrale. Elle 
doit traverser la ligne hyperéchogène visible qui correspond au fascia des muscles scalènes. 
L’injection peut alors avoir lieu. 
 
 Dans  un premier temps on peut visualiser la scapula avec le processus transverse à 
proximité immédiate qui est celui de la 6ème vertèbre cervicale (Cf Figure 22). La 7ème 













Figure 23 : Image échographique longitudinale du processus transverse de la 6ème 
vertèbre cervicale et visualisation de la scapula.  
Images échographiques du côté latéral droit du cou. La gauche de l’image correspond à la 
partie crâniale du chien. PT6 = Processus transverse de la 6ème vertèbre cervicale. Le 
processus transverse  de la 7ème vertèbre cervicale est masqué par le cône d’ombre que 
provoque la scapula. La ligne hyperéchogène désignée par les flèches correspond au fascia 
de muscle scalène. L’étoile représente le site d’injection de C7. 
 
  
 Pour la racine du nerf spinal de C6, l’aiguille est dirigée jusqu’au bord crânial du 
processus transverse de la 6ème vertèbre cervicale. Pour la racine du nerf spinal de C7 
l’aiguille est dirigée vers le bord caudal du processus transverse de la 6ème vertèbre cervicale. 
Enfin, pour la racine du nerf spinal de C8, l’aiguille doit être dirigée plus caudalement, c’est à 
dire sous la scapula jusqu’au bord crânial du processus transverse de la 7ème vertèbre 
cervicale. 
 Dans un second temps, on va décaler la sonde crânialement pour visualiser le processus 
transverse de la 5ème vertèbre cervicale (Cf figure 24). L’aiguille est enfoncée jusqu’au bord 
crânial du processus transverse de la 5ème vertèbre cervicale. Cela permettra de bloquer le nerf 













Figure 24 : Image échographique longitudinale des processus transverses des 5ème et 6ème 
vertèbres cervicales. 
Images échographiques du côté latéral droit du cou. La gauche de l’image correspond à la 
partie crâniale de l’animal. PT5 = processus transverse de la 5ème vertèbre cervicale ; PT6 = 
processus transverse de la 6ème vertèbre cervicale. La flèche indique le fascia des muscles 
scalènes. L’étoile représente le site d’injection pour C6. 
 
Au niveau de chaque foramen intervertébral (site d’injection), un marquage externe sur 
la peau du chien est réalisé. Une fois le chien congelé, des coupes anatomiques transversales 
cervicales (Cf figure 25) sont effectuées en respectant le marquage préalablement effectué. 
Ces coupes sont réalisées à l’aide d’une scie à ruban, et peuvent être peaufinées à l’aide d’une 




Figure 25 : Schéma représentant les coupes 
transversales cervicales réalisées  
A l’aide de repères effectués au préalable, les coupes 


















Figure 26 : Dissection du plexus brachial côté gauche du chien, visualisation de leurs 
origines au niveau vertébral. 
Légende : NP = Nerf phrénique 
 
 L’ensemble du plexus brachial a été correctement visualisé, médialement au membre 
thoracique. La dissection de l’ensemble des nerfs jusqu’à leurs origines a pu être réalisée.  
 On visualise correctement le nerf phrénique gauche. Il quitte le nerf C5 dès la sortie du 
foramen intervertébral puis il longe la trachée pour traverser le plexus brachial en direction du 
thorax.  
 On notera l’aspect anatomique particulier de la 6ème vertèbre. En effet, c’est la vertèbre 
dont le processus transverse est le plus développé. Il faudra essayer de la repérer à 














 Quand le membre thoracique est remis en position physiologique, celui-ci recouvre des 
structures qui nous intéressent. La scapula masque les deux dernières vertèbres cervicales 
(6ème et 7ème), ainsi que la première côte où se trouve crânialement le nerf spinal C8. Afin 
d’optimiser les images échographiques, le membre thoracique doit être étiré caudalement. 
 Ce n’est pas visible sur cette photographie, mais la vascularisation vertébrale se 
compose d’une artère et d’une veine vertébrales qui traverse l’ensemble des vertèbres 
cervicales. Ces vaisseaux sont protégés par les structures osseuses sauf au niveau des 
foramens intervertébraux. Il faut donc faire attention à l’orientation de l’aiguille lors de 








Figure 27 : Coupe anatomique cervicale effectuée dans le plan oblique identique à celui 
de la sonde échographique. 
 
Départ d’un nerf spinal 









Sur cette coupe anatomique, on peut visualiser les vertèbres en coupe oblique. On  peut 
observer les foramens intervertébraux avec le départ de nerfs spinaux cervicaux. On se situe 
parfaitement à l’origine des nerfs spinaux. Le positionnement de la sonde est correct. 
 
2.3. Injection du bleu de méthylène  
 
 Pour se guider avec la sonde, certains repères échographiques ont été utilisés. Ceux-ci 
sont  facilement reconnaissables, il s’agit de la scapula, des processus transverses et du fascia 
du muscle scalénique. Les différents processus transverses peuvent être identifiés par rapport 
à la scapula. D’autre part, le processus transverse de la 6ème vertèbre cervicale est aisément 
repérable par ses caractéristiques physiques. A l’échographie, c’est le processus transverse le 
plus long et il présente une forme pointue. Le processus transverse de C5 est en revanche très 
arrondi. On notera que même en repoussant caudalement le membre thoracique, la 7ème 
vertèbre cervicale est au moins partiellement obscurcie par la scapula. Pour la visualiser il est 
nécessaire de basculer la sonde caudalement. La visualisation de cette vertèbre n’a jamais été 
très nette. 
 Une injection a été réalisée sur chacun des sites voulus. Mais, c’est seulement sur la 
















Figure 28 : Photographie de la coupe transversale cervicale au niveau de C5. 
La gauche de la photographie correspond au côté latéral gauche de l’animal. 
Légende : 1 : Moelle spinale, 2 : Corps vertébral C5, 3 : Cavité	   épidurale, 4 : Processus 
articulaire caudal de la 5ème vertèbre cervicale, 5 : Veine et artère vertébrales, 6 : Processus 
transverse de la 5ème vertèbre cervicale, 7 : Muscles intertransversaires, 8 : Muscles long du 
cou, 9 : Trachée, 10 : Oesophage, 11 : Muscle multifide, 12 : Muscle scalène. 
 
 
 Les coupes réalisées ne passaient pas toutes exactement au niveau du foramen 
intervertébral. Par exemple sur la figure 28, on se situe entre les 4ème et 5ème vertèbres 
cervicales mais on ne visualise pas le foramen intervertébral ainsi que le nerf spinal. Même en 














Figure 29 : Photographie de la coupe transversale cervicale au niveau de C8. 
La gauche de la photographie correspond au côté latéral droit de l’animal.  
Légende : 1 : Corps vertébral de la 7ème vertèbre cervicale, 2 : Cavité épidurale, 3 : Moelle 
spinale, 4 : nerf C8 (rameau ventral), 5 : Processus articulaire caudal 7ème vertèbre cervicale, 
6 : Processus articulaire cranial 1er vertèbre thoracique, 7 : Trachée, 8 : Oesophage, 9 : 
Muscle long du cou, 10 : Muscle multifide, 11 : Bleu de méthylène. 
 
  
 Le bleu de méthylène a été seulement visualisé au niveau de C8, sur une aire d’environ 
5 / 2 mm. Il est visualisé crânialement à ce nerf. Même si C8 est peu visible, il semble que le 












3.1. Le protocole 
 
- La technique d’échoguidage 
 Les images échographiques ont facilement été obtenues sans entrainement au préalable 
de notre part. Le réglage à haute fréquence de la sonde a participé à faciliter notre repérage. 
La littérature décrit des fréquences conseillées comprises entre 11 et 14 MHz (Guilherme 
2008). En revanche, l’emploi d’une sonde rectiligne n’est peut-être pas optimal. Il était 
difficile de se placer sous la scapula, or on sait que les ondes ultrasonores subissent une 
réflexion totale au niveau des structures osseuses. L’emploi d’une sonde incurvée 
(microconvexe) aurait peut-être permis d’obtenir des images plus nettes de la 7ème vertèbre 
cervicale sous la scapula. 
 La phase d’injection est une étape, quant à elle, plus compliquée. Visualiser l’aiguille 
et la faire progresser jusqu’au site désiré sont des manipulations qui nécessitent une certaine 
technicité.  
 Dans notre étude, nous avons pu identifier des repères échographiques : la scapula, les 
processus transverses des vertèbres et le facia des muscles scalènes. Ceux-ci sont faciles à 
visualiser et très utiles pour se repérer. En revanche, hormis ces trois structures-là, nous 
n’avons pas pu visualiser d’autres éléments et notamment les nerfs. Il est possible que les 
images échographiques soient de meilleure qualité sur animal vivant. Cependant, au vu des 
structures osseuses périphériques, il est improbable que nous puissions les visualiser. Avec ce 
bloc nous atteignons les limites de l’échoguidage puisque le risque de lésion nerveuse 
persiste. Il faudra trouver des repères précis à ne pas dépasser lors de la phase d’injection afin 
d’éviter tout dommage.  
 
- Le volume d’injection 
 Le volume administré de 0,3 ml est très faible. Il a été volontairement choisi afin de 
pouvoir visualiser et valider précisément le site d’injection. Il aurait été intéressant de tester 







la proximité de la moelle spinale, il serait intéressant de s’assurer que le produit ne pénètre 
pas dans le foramen intervertébral. 
 
3.2. Les résultats 
 
 Nous n’avons atteint que partiellement nos objectifs puisque un unique site d’injection 
a été retrouvé. Il est possible que les autres coupes n’aient pas été réalisées à l’endroit où se 
trouvait le colorant. Les faibles volumes inoculés exigent une certaine précision de coupe que 
nous ne pouvons obtenir avec le matériel dont nous disposions. De plus, nous ne savons pas si 
le phénomène de congélation n’est pas susceptible d’altérer ce colorant histologique. La 
réalisation de coupes anatomiques n’était peut-être pas la méthode optimale. Il aurait été plus 
simple et plus efficace de procéder à une dissection suite à l’étape d’injection. La 
visualisation du bleu de méthylène ainsi que la localisation aurait été plus fiable.  
 Le peu de résultat permet tout de même de prouver qu’avec de très faibles volumes il 
est possible d’atteindre les nerfs visés. Comme il avait été vu dans notre bibliographie, les 
autres techniques d’ALR utilisent des volumes plus importants : 5 ml en aveugle (Hofmeister, 
2007) contre encore 2 ml pour un BPPB assisté par neurostimulation (Viscasillas, 2013). 
L’échographie pourrait permettre  une meilleure précision si l’on trouve des repères précis 
pour injecter. En diminuant les volumes nécessaires d’anesthésique local, on sait que l’on 
diminue leurs effets toxiques sur l’organisme.  
 
3.3. Conclusion de la discussion 
 
 Nous n’avons pas réussi à démontrer la faisabilité d’un bloc paravertébral du plexus 
brachial chez le chien. Néanmoins, nos résultats sont encourageants. Ils laissent à penser 
qu’avec un certain entrainement cette ALR pourrait aboutir à des résultats satisfaisants. Etant 
très proche de la moelle spinale, des complications très sérieuses peuvent être déclenchées si 
une injection est effectuée en épidurale. C’est pourquoi une certaine aisance de manipulation 
est nécessaire pour ce type de bloc avant de l’effectuer sur un animal vivant.  
Ce travail remet en cause l’intérêt de l’échographie. Même si cet outil permet d’utiliser 







cibles n’est pas accessible pour ce bloc périphérique. Il serait intéressant de comparer cette 
technique avec celle de neurostimulation. Il est possible que l’échographie n’ait pas un intérêt 
aussi pertinent pour le BPPB. 
 De la même manière qu’en humaine, et grâce à des blocs correctement maitrisés, nous 
pouvons espérer dans l’avenir nous décharger, en médecine vétérinaire, de l’anesthésie 
générale. En 1962, Nutt avait déjà fait l’expérience. Il a réalisé un bloc du plexus brachial sur 
des chiens simplement tranquillisés. Nutt a eu recours à une anesthésie générale (plus ou 













La littérature détaille bien l’anatomie du plexus brachial. Certains nerfs constituant ce 
plexus ont déjà été mis en évidence dans le rôle sensitif de la région de l’épaule ce sont les 
rameaux ventraux des nerfs spinaux C6, C7 et C8. C’est en reprenant les travaux de 
Kitchell sur l’innervation cutanée du membre thoracique chez le chien, que nous avons mis en 
évidence un nerf non exploité à ce jour, et dont le rôle est prépondérant. Le rameau ventral du 
nerf spinal C5 participe largement à la sensibilité de l’épaule. Nous avons donc proposé la 
réalisation d’un bloc paravertébral du plexus brachial dans le cadre d’une chirurgie de 
l’épaule chez le chien. Ce bloc impliquerait les rameaux ventraux des nerfs spinaux C5, C6, 
C7 et C8.  
Certaines complications sont spécifiques de ce bloc, l’une en particulier concernant le 
diaphragme est importante. Le nerf spinal C5 constitue le principal rameau formant le nerf 
phrénique. En réalisant un tel bloc, nous sommes quasiment certains de déclencher une 
hémiparalysie diaphragmatique.  La recherche bibliographique sur ce sujet tend à montrer 
l’innocuité d’un tel phénomène chez un animal sain, c'est-à-dire, sans atteinte respiratoire.  
 
Si notre travail expérimental n’a pas été à l’origine de résultats satisfaisants, il pose les 
bases nécessaires pour réaliser un bloc paravertébral du plexus brachial sous échoguidage. 
Les résultats laissent penser qu’un tel bloc est réalisable. L’expérience devra être renouvelée 
en réalisant des dissections afin de mieux observer les sites d’injection. Dans le cas où des 
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Titre : Approches anatomique et par imagerie des nerfs du plexus brachial : application 





La technique d’anesthésie loco-régionale est de plus en plus employée en per-opératoire pour 
optimiser l’analgésie. Chez le chien, différents blocs axillaires ont déjà montré leurs intérêts 
pour des chirurgies du membre thoracique. Cependant, lors de chirurgie de la région de 
l’épaule, seul un bloc paravertébral du plexus brachial est efficace pour anesthésier cette 
région. Une étude méticuleuse de l’anatomie a permis d’établir les rameaux ventraux des 
nerfs spinaux à anesthésier pour réussir un tel bloc ; C5, C6, C7 et C8.   
Par échographie, nous avons tenté de visualiser les sites d’injection, puis, de procéder à 
l’injection de bleu de méthylène sur un cadavre de chien. Des coupes anatomiques ont permis 
de vérifier la technique. 
Si les repères échographiques et le site d’injection ont pu être identifiés, en revanche, en 
pratique, la phase d’injection a pu seulement être évaluée sur C8. L’absence de visualisation 
directe des nerfs ne rend pas cette méthode de bloc aussi optimale que prévoit l’échoguidage.  
 






English title: Anatomical and ultrasonographic approaches of brachial plexus nerves : 





The technique of regional anesthesia is increasingly used intraoperatively to optimize 
analgesia. In dogs, different axillary blocks have already shown their interest in surgery of the 
thoracic limb. However, during surgery of the shoulder region, only a paravertebral brachial 
plexus block is effective to anesthetize this area. A careful study of anatomy has established 
the ventral rami of spinal nerves to be anesthetized to succeed as a block ; C5 , C6 , C7 and 
C8 . 
Using ultrasound, we attempted to visualize the injection site and then proceed with the 
injection of methylene blue on a dead dog. Anatomical sections were used to control the 
technique. 
If ultrasound pins and the injection site have been identified, the injection phase has only be 
evaluated on C8. The lack of direct visualization of nerves do not make this block method as 
optimal as expected by ultrasound guidance.  
 
Keywords: brachial plexus, ultrasonography, anatomy, dog. 
